


















Aim of study: Oesophageal cancer  is  the ninth most common cancer  in  the world and  the 
second most  common  cancer  among  South  African men.  It  also  has  one  of  the  lowest 
possibilities  of  cure,  with  the  5‐year  survival  rate  estimated  to  be  only  10%  overall. 
Sutherlandia  frutescens, or  the “cancer bush”,  is a medicinal plant  indigenous  to southern 
Africa that  is believed to have anti‐cancer and anti‐proliferative properties. The aim of this 
study  was  to  investigate  the  potential  apoptosis‐inducing  effects  of  two  S.  frutescens 
extracts and one S. tomentosa extract on the SNO oesophageal cancer cell line. 
Materials and Methods: Cell viability and morphology of SNO cells were evaluated following 
exposure  to  the  extracts.  Apoptotic  markers  including  cytochrome  c  translocation  and 
phosphatidylserine externalisation was quantified by flow cytometry. The activity of caspase 
3 and 7 was evaluated with spectrofluorometry. Apoptosis was evaluated in the presence of 





Annexin V/propidium  iodide flow cytometry confirmed that the extracts do,  in fact,  induce 
apoptosis  in the SNO cells.   Caspase  inhibition studies seem to  indicate  that extracts A  (S. 
frutescens  (L.) R. Br. subsp. microphylla  from Colesberg), B  (S.  frutescens  (L.) R. Br. subsp. 
microphylla from Platvlei) and C (S. tomentosa Eckl. & Zeyh from Stil Bay) are able to induce 
caspase‐dependent as well as –independent cell death. The S. frutescens and S. tomentosa 
extracts were  found  to be more  cytotoxic  to  cancerous SNO  cells when  compared  to  the 
PBMCs.   






More  than  80%  of  the world’s  population makes  use  of  complementary  and  alternative 
medicines (Mainardi, 2009) which  include herbalism and botanical medicines. Herbalism  is 
the  “medical  use  of  preparations  that  contain  exclusively  plant  material”  (Ernst,  2003). 
Botanical medicines contain a number of active ingredients which have the same molecular 
targets  as  pharmaceutical  drugs  (Treasure,  2005).  Thus  herbal  and  botanical  medicines 
represent  an  enormous  medicinal  resource  at  a  fraction  of  the  cost  of  conventional 
medicine.  Many  drugs  used  for  the  treatment  of  cancer  have  been  discovered  from 
medicinal  plants  (Balunas  and  Kinghorn,  2005).  Vincristine,  irinotecan,  etoposide  and 
paclitaxel  are  classic  examples  of  plant‐derived  compounds  that  are  used  in  cancer 
chemotherapy (Nobili et al., 2009). 
 
Sutherlandia  frutescens  (L.)  R.Br.  is  a  shrub  indigenous  to  southern  Africa.  It  has  a  long 
history of medicinal use by a number of cultural groups  (including the Zulu, Xhosa, Sotho, 
Khoi‐San  and Cape Dutch)  as  a botanical medicine  to  treat  ailments  ranging  from  fevers, 
coughs  and  colds  to peptic ulcers, dysentery  and diabetes.  It  is  locally  referred  to  as  the 
“cancer  bush”  because  of  its  reported  anti‐cancer  activity  (reviewed  by  van  Wyk  and 
Albrecht, 2008). There are unpublished anecdotes of cancer patients who experienced an 
improved quality of  life and survived  for much  longer than expected  (and some that were 
apparently  cured)  after  treatment  with  Sutherlandia  (van  Wyk  and  Albrecht,  2008). 
Furthermore,  the  use  of  Sutherlandia  tomentosa  as  a medicinal  plant  is mentioned  (van 
Wyk, 2008), who  states  that  “both  species of  Sutherlandia have been used  in  traditional 
medicine  but  there  are  distinct  local  preferences  for  particular  forms  of  Sutherlandia 
frutescens”. However, these two plants belong to the same genus and are closely related. 
Because of  this  close  taxonomical  relationship  (Moshe et al., 1998),  it  seemed  likely  that 
Sutherlandia  tomentosa  (a plant  also  indigenous  to  South Africa,  yet  limited  to  the Cape 
coastal region) may also have anti‐cancer activity and was included in this study. 
 
The  anti‐tumour  activity  of  S.  frutescens  was  substantiated  when  it  was  found  that 
methanolic  extracts  of  S.  frutescens  inhibited  12‐O‐tetradecanoylphorbol‐13‐acetate‐
induced COX‐2 expression  in mouse skin  (Kundu et al., 2005). The  toxicity of Sutherlandia 
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leaf powder has been  studied  in both adult vervet monkeys and humans and no  toxic or 
other side effects were observed (Johnson et al., 2007; Seieret al., 2002). 
 
A  number  of  studies  have  been  performed  to  evaluate  the  effects  of  S.  frutescens  on 








these  is  the  ability  to  evade  apoptosis,  a  form  of  programmed  cell  death  occurring  in 
metazoans  (Hanahan  and  Weinberg,  2000).  This  acquired  resistance  to  apoptosis  is  a 
hallmark of most and perhaps all types of cancer. Therefore the search for compounds that 
can  precisely  activate  or  inhibit molecules  that mediate  the  diverse  forms  of  cell  death, 
including apoptosis, is ongoing and ultimately aims to develop less toxic and more effective 
chemotherapeutic  regimens.  Apoptotic  cells  are  typically  characterised  by morphological 
features such as cell shrinkage, chromatin condensation, blebbing of the cell membrane and 
the  formation  of  apoptotic  bodies  (Kerr  et  al.,  1972),  visible  through  microscopy.  The 
biochemical features of apoptosis are considered to be the fragmentation of DNA in the cell 




to  induce apoptosis  in CHO and  Jurkat  cells. CHO  cells  treated with S.  frutescens extracts 
showed  morphological  features  consistent  with  apoptosis.  Phosphatidylserine 
externalisation and DNA  fragmentation  confirmed  that S.  frutescens extracts had  induced 
apoptosis  in  the  CHO  cells.  Flow  cytometric  analysis  of  S.  frutescens‐treated  Jurkat  cells 
revealed  that more  than 84% were  apoptotic  (Chinkwo, 2005).  Stander et al.  (2007)  also 
observed morphological characteristics typical of apoptosis  in MCF‐7 cells treated with 1.5 
mg/ml  ethanolic  S.  frutescens  extracts.  A  gene  expression  profile  revealed  that  genes 
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thought  to  be  involved  in  apoptosis,  growth  inhibition  and  NF‐kB  signalling  were 






cell  lines,  no  studies  have  involved  an  oesophageal  cancer  cell  line.  In  South  Africa, 
oesophageal  cancer  is  the  second  most  common  cancer  in  men  and  one  of  the  more 
challenging  cancers  to  treat.  The  5‐year  survival  rate  of  oesophageal  cancer  sufferers  is 
estimated  to  be  only  10%  (Johnstone,  2000).    Conventional  treatment  of  oesophageal 
cancer  includes  one,  or  a  combination  of,  surgery,  radiation  therapy  and  chemotherapy. 
These  treatments,  however,  have high  rates  of morbidity  and mortality.  In  patients with 
resectable oesophageal cancer, surgery is the treatment of choice (Forshaw et al., 2005; van 
Meerten and van der Gaast, 2005). However, patients  tend  to  live only 12  to 18 months 





improves  the  5  year  survival  rate  to  between  9  and  25%  (Neuner,  2009).  It  is  therefore 
important to determine what effects Sutherlandia spp. extracts have on oesophageal cancer 










Hank’s balanced salt solution  (HBSS), Dulbecco’s modified Eagle’s medium  (DMEM),  foetal 
bovine  serum  (FBS),  trypsin/versene,  penicillin/streptomycin/fungizone  cocktail  and 
gentamycin  were  supplied  by  Highveld  Biologicals  (Lyndhurst,  South  Africa).  Z‐VAD‐fmk, 













R. Br.  subsp. microphylla  from Colesberg,  South Africa); B  (S.  frutescens  (L.) R. Br.  subsp. 
microphylla  from  Platvlei,  South  Africa)  and  C  (S.  tomentosa  Eckl. &  Zeyh  from  Stil  Bay, 





The  available  plant material was  dried  in  an  oven  at  30°C  overnight,  finely  ground  to  a 
powder and autoclaved. Solutions of 100 mg/ml in 70% ethanol were prepared and allowed 
to extract for 24 h. The supernatant was then removed and filtered through a 0.2 µm filter. 
The  ethanol was  then  evaporated  off  and  the  sticky  residue was  re‐suspended  in  sterile 
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SNO  cells  were  seeded  at  a  concentration  of  6  x  105  cells  per  cell  culture  dish  (3  cm 
diameter;  Corning    Inc, NY),    (final  volume  of  1 ml)  and  treated with  2.5  or  5 mg/ml  of 
extract A, B or C (see Table 1) for 24 h. In each case vehicle controls, necrotic control (10% 












The  CellTiter‐Glo®  viability  assay  (Promega,  Madison,  USA)  was  used  to  determine  the 
amount of adenosine  triphosphate  (ATP) present  in  the cell sample, which  is  indicative of 
the mitochondrial activity. Fifty μl of the harvested cell suspensions were placed in the wells 












This  assay  is  based  on  the  fact  that  apoptotic  cells  have  exposed  phosphatidylserine 
molecules  (Fadok  et  al.,  1992)  and  thus  bind  annexin  V,  while  necrotic  cells  have 
compromised membranes and  thus  take up propidium  iodide  (Vermes et al., 1995).  Four 
different populations of cells are easily distinguished: those that are unlabelled (viable cells), 
those that have bound annexin V‐FITC only (early apoptotic), those that have been stained 
with  propidium  iodide  (necrotic)  and  those  that  have  both  bound  annexin  V  and  been 
labelled with propidium iodide (late apoptotic/necrotic cells). 
 







The cell  samples were  then analysed on  the FACS Aria™ Flow Cytometer  (BD Biosciences, 
San Diego, USA). Propidium iodide signal (emitted at 617 nm) was read on the PE‐A channel 




The  InnoCyte™Flow Cytometric Cytochrome C Release Kit  (Calbiochem®,  San Diego, USA) 
was used to assess the release of cytochrome c from the mitochondria into the cytoplasm, 
which  would  suggest  that  the  intrinsic  apoptotic  pathway  had  been  activated.  The  cell 
















To  further  verify whether  the  treatments with  plant  extracts  induce  caspase‐dependent 
apoptosis, Z‐VAD‐fmk, a pan‐caspase inhibitor, was added to the cells prior to the different 
treatments.  SNO  cells  were  pre‐treated  with  20  μM  Z‐VAD‐fmk  (in  DMSO)  to  inhibit 
caspases. After 1 h the cells were treated with the extracts for 24 h as previously described. 





After  the effects of  the various extracts had been  studied on a cancerous cell  line,  it was 
important  to  establish  what  effects  they  have  on  non‐cancerous  cells.  For  this  study 





tube.  The  tube  was  filled  to  45  ml  with  DMEM,  supplemented  with  10%  FBS  and  1% 




x 106  cells per plate  and  allowed  to  adhere  for 1 h. The  spent media was discarded  and 
fresh, supplemented media was added to the cells. The cells were then treated with extracts 
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by  10μl  of  alamarBlue®.  The  plate  was  incubated  in  the  dark  for  2  h  at  37°C.  The 





determine whether  there were significant differences between  the  treated and untreated 
cells,  the  two‐tailed  Student’s  t‐test was  performed  in Microsoft  Excel.  If  the  probability 











A,  B  and  C  at  concentrations  of  between  0.5  and  10 mg/ml  for  3,  24  or  48  h.  Vehicle, 
necrotic (10% H2O2) and apoptotic (0.5 mM CHX) controls were included.  From these dose‐ 
and time‐response studies (results not shown), the 24 h treatment with extracts A, B and C 





result  seen  for  those cells  treated with CHX  (Fig 1). Extract A, on  the other hand, did not 
significantly affect  the  cell  viability at 2.5 mg/ml, while at 5 mg/ml  the  viability was only 
slightly reduced. These conditions were used in subsequent experiments since almost all the 






The  amount  of ATP  present  in  the  differentially  treated‐cells was measured, which  is  an 
indicator of cellular metabolic activity (Los et al., 2001) and thus an indirect measure of cell 
death. The results of this assay (Fig. 2) revealed that the  levels of ATP  in SNO cells treated 





The  treated  cells were  examined  by  inverted  light microscopy  at  400  X magnification  in 
order  to  observe  the  effects  the  various  treatments  had  on  their  morphology.  The 
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SNO  cells  treated  with  CHX,  an  apoptotic  inducer,  displayed  morphological  features 




Many of  the  SNO  cells  treated with  extracts A, B  and C  (Fig.  3 D  –  I) had morphological 
features similar to those cells treated with CHX. Extract A‐treated cells had detached from 
their culture dish and become condensed. Membrane blebbing was also seen in these cells 
and  they resembled  the CHX‐treated cells. Cells  treated with 2.5 mg/ml of extract B were 
also morphologically similar to the CHX‐treated cells. When cells were treated with 5 mg/ml 
of  extract B,  the  cells  appeared quite  swollen  and were  comparable  to  the H2O2‐treated 








the untreated control cells were  found  to be viable. Treatment of  the SNO cells with  the 
various extracts tended to shift the cell population from viable to apoptotic. Approximately 
50% of extract A‐treated cells were viable; at 2.5 mg/ml 36% and 13% were in the early and 
late  stages  of  apoptosis  respectively. When  the  concentration  of  extract  A was  doubled 
there was  a  shift  from  early  apoptosis  into  the  late  stage  of  apoptosis  (21%  each).  The 
majority of cells (66 and 74%) treated with extract B, at 2.5 and 5 mg/ml respectively, were 
found to be in the late stages of apoptosis. Extract C‐treated cells were more or less evenly 
distributed  between  the  viable,  early  apoptotic  and  late  apoptotic  quadrants.  This 
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confirmed that the extract‐treated cells were  in fact undergoing apoptosis as they showed 
similar  results  to  the  CHX‐treated  cells,  which  were  39%  early  apoptotic  and  46%  late 













To  further  confirm  the  cell  death  pathway  induced  by  the  extracts,  the  levels  of  active 
caspase 3/7 were measured. The SNO cells treated with CHX had significantly higher  levels 
of  caspase  3/7.  SNO  cells  treated  with  extract  A,  at  both  concentrations,  also  had 
significantly increased caspase 3/7 levels (Fig. 5). In contrast, extract B reduced the caspase 
3/7 levels significantly at 5 mg/ml. At both concentrations of extract C the SNO cells showed 




To verify whether  cell death was  in  fact  caspase‐dependent,  the well‐known pan‐caspase 




Overall,  the  caspase  inhibitor was able  to  significantly  reduce  the amount of  caspase 3/7 
present in the SNO cells irrespective of treatment (Fig. 6). In spite of the decreased levels of 
executioner  caspases,  the  alamarBlue®  results  (Fig.  7)  show  that  the  cell  viability  was 
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treated CHX‐treated  SNO  cells  (fig 8 C). Growth  appears  inhibited,  although many of  the 




When non‐cancerous PBMCs were  treated with  the extracts,  significant  reductions  in  cell 
viability were only observed in those cells treated with 5 mg/ml of extract B or C. Although 
2.5 mg/ml of extract B also caused quite a large reduction in cell viability, it was statistically 







microscopic  examination of  the untreated  control  cells  (not  shown).  PBMCs  treated with 


























Once  the  treatment  conditions were  established  the  effects  of  these  treatments  on  the 
morphology of SNO cells was  investigated. The results showed that the morphology of the 
extract‐treated SNO cells was markedly different from that of the untreated cells (Fig. 3) and 








cells,  a  number  of  other  apoptotic markers were  also  examined  in  order  to  confirm  this 
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supposition.  The  exposure  of  phosphatidylserine  on  the  external  surface  of  the  plasma 
membrane was one such marker (Fadok et al., 1992). The annexin V‐ propidium iodide flow 
cytometric  assay  showed  that  apoptosis was,  in  fact,  the  dominant mode  of  cell  death 
induced by extracts A, B and C (Table 2). 
 
Apoptosis  can  follow either  the  intrinsic or extrinsic pathway. To  investigate whether  the 













The  levels of  active  caspase 3/7 were determined  to  ascertain whether  the mode of  cell 
death  induced  by  the  extracts  was  caspase‐dependent.  Caspases  3  and  7  are  both 
executioner caspases and their activation is considered a biochemical hallmark of apoptosis 
(Denault and Salvesen, 2002; Kroemer et al., 2009; Zimmermann et al., 2001). Extract A was 
able  to  increase  the  levels of active caspase 3/7, which  indicates  that caspase‐dependent 
cell death  is  induced  in  the SNO cells by extract A. Extract B caused  the caspase  levels  to 
decrease significantly and extract C caused an increase in caspase 3/7 levels which was not 























still able  to  induce cell death. This observation  is by no means a novel one. According  to 
Chipuk and Green (2005) caspase inhibition tends to hinder cell death but does not prevent 
it. Lemaire et al.  (1998) suggested  that  the  inhibition of caspases causes  the mode of cell 
death  to  switch  from  apoptosis  to  necrosis.  According  to  Leist  and  Jäättelä  (2001),  the 
inhibition of caspases may cause caspase‐independent  forms of cell death  to be revealed. 
Caspase‐independent  cell death  is defined by Chipuk  and Green  (2005)  as  a  form of  cell 
suicide  induced by pro‐apoptotic conditions  that occurs  in  the absence of caspase activity 
and  is morphologically  different  from  apoptosis.  Studies  by  Cummings  and  Schnellmann 
(2002; 2004)  involving  caspase  inhibition by Z‐VAD‐fmk  found  that  significant  fractions of 
apoptosis  induced by diverse toxicants  in renal epithelial cells and  in  four different cancer 
cell lines (Caki‐1, A549, A172 and L1210) is actually caspase‐independent. In all probability, 
caspase‐independent  cell  death  pathways  have  the  same  function  as  apoptosis  and  are 






was  important  to determine what effects  the extracts had on non‐cancerous  cells.  It was 
found  that  the  extracts  were  less  cytotoxic  to  the  non‐cancerous  PBMCs  than  to  the 
cancerous SNO  cells. Most of  the PBMCs  cells  treated with extracts A and C had normal, 
healthy morphology (results not shown). These extracts did not significantly reduce the cell 
viability  (Fig.  9).    The  PBMCs  that  were  treated  with  extract  B,  however,  showed 








effects  in  cancerous  SNO  cells  than  in  non‐cancerous  PBMCs.  The  mode  of  cell  death 
induced by extracts A, B and C in SNO cells appears to have many features associated with 
apoptosis.  These  include  apoptotic  morphology,  externalisation  of  phosphatidylserine, 
cytochrome  c  release  (for  extracts  B  and  C)  and  caspase  3/7  activation  (for  extract  A). 
However,  since  the extracts are  still able  to  induce  cell death when  in  the presence of a 




include  the  investigation  of  biochemical  and  molecular  mechanisms  induced  by  the 
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1This  assay  counts  the  number  of  cells  that  are  viable,  apoptotic  or  necrotic  based  on  the  exposure  of 
phosphatidylserine (PS) molecules on apoptotic cells and compromised cell membranes in necrotic cells. Viable 
cells, with intact membranes and unexposed PS molecules will remain unlabelled. Propidium iodide enters the 




















Control 3.4% േ0.10 2.6% േ0.16 93.7% േ 0.61 3.8% േ 0.36 
H2O2 32.1%**  േ 2.78 41.1%***േ 1.25 23.3%***േ 0.85 6.7% േ 1.28 
CHX 3.6% േ 0.85 46%***േ 0.56 13.8%***േ 0.51 38.5%***േ 0.56 
2.5 mg/ml A 0.7%***േ 0.09 12.7%***േ 0.73 50.6%**േ 3.75 35.8%**േ 3.15 
5 mg/ml A 2.1%**േ 0.09 21.0%***േ 0.90 50.4%***േ 1.71 21.8%***േ 1.08 
2.5 mg/ml B 0.2%***േ 0.03 65.6%***േ 4.72 12.9%***േ 2.03 24.8%*േ 2.34 
5 mg/ml B 0.8%*േ 0.29 73.9%***േ 3.51 7.2%***േ 0.57 13.5%***േ 0.39 
2.5 mg/ml C 0.8%***േ 0.10 30.8%***േ 1.79 36%***േ 2.06 29.6%***േ 1.00 
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Fig.  7.  The  cell  viability  of  the  SNO  cells,  pre‐treated with  Z‐VAD‐fmk  or  DMSO  (vehicle 
control) followed by treatment with extracts A, B and C, or CHX (an apoptotic inducer). Cell 
viability was determined by  the alamarBlue® assay and expressed as a percentage of  the 
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